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L’adaptation de la bactérie à son milieu s’effectue par la régulation de l’expression génétique 
qui est réalisée pendant l’étape de la transcription, ou pendant l’étape de la traduction. Les 
protéines jouent un rôle régulateur très important. Nous savons maintenant que les ARN non 
traduits comme les riborégulateurs sont impliqués aussi dans cette régulation comme c’est le 
cas également des protéines. Un riborégulateur se trouve dans la partie non codante de l’ARN 
messager capable de lier un ligand spécifique afin de réguler l’expression de son transcrit. Chez 
Escherichia coli (E. coli), trois riborégulateurs lient la thiamine pyrophosphate (TPP) : le 
riborégulateur thiB qui contrôle le transport de TPP, le riborégulateur thiM qui encode le gène 
du sauvetage de TPP et le dernier, le riborégulateur thiC qui est parmi les gènes régulant la 
synthèse de TPP.  
Mes travaux de recherche portent sur l’étude de la structure des riborégulateurs thiB et thiM d’E. 
coli. Dans un premier temps, j’ai étudié la structure de thiB par deux approches scientifiques; la 
première est une méthode chimique (SHAPE) et la deuxième, enzymatique (RNase H). Dans un 
second temps, j’ai commencé à mettre au point une technique de transcription couplée à des 
billes pour étudier la structure de thiM. 
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CHAPITRE 1  
 INTRODUCTION 
1.1. L’ARN 
Avant la deuxième moitié du 20e siècle, les notions de base de la biologie connues maintenant 
étaient des énigmes, mais grâce à l’effort des chercheurs, plusieurs découvertes ont été établies 
et ont enrichi le domaine de l’ARN. En 1953, James Watson et Francis Crick ont publié leur 
découverte concernant la structure de l’ADN (Crick & Watson, 1953). Après quelques années, 
l’ARN a été montré comme un intermédiaire entre l’ADN et la protéine. En 1961, un groupe de 
chercheurs a montré que l’ARNm d’un gène interagira avec un ribosome et sera traduit en 
protéine (Jacob & Monod, 1961). C’est à cette époque qu’est né le paradigme de la biologie 
moléculaire (Figure 1). 
Le paradigme met en avant le principe selon lequel l’information génétique serait encodée dans 
l’ADN qui serait par la suite transcrit en ARN messager pour finalement être traduit en protéine. 
Le principe du paradigme est limité puisque la plupart des ARN ne sont pas traduits en protéines; 
il existe des ARN non codants (ARNnc). Chez l’homme, par exemple, l’étude de 1 % du génome 
humain a montré que 90 % de ce dernier était transcrit (Birney et al., 2007), mais que seulement 
une faible proportion des transcrits (1,5 %) était traduite en protéines. Ainsi, il a été suggéré 
qu’une partie importante des transcrits restants (88,5 %) pouvait constituer la source de 
nouveaux ARN non codants régulateurs (Derrien & Guigó, 2011). Dans mon projet, nous nous 





Figure 1 : Schéma représentatif du paradigme de la biologie moléculaire. L’ADN est la 
matrice contenant toute l’information génétique. Elle est transcrite en une copie temporaire : 
l’ARN messager. Ce messager est alors traduit en protéine. 
1.1.1. La transcription chez les procaryotes 
La transcription est la première étape de l’expression des gènes chez les procaryotes. Il s’agit 
de copier la séquence d’ADN d’un gène pour fabriquer une molécule d’ARN. Cet ARN peut 
être un ARN messager (ARNm), qui sera par la suite traduit en protéine, ou un ARN non codant 
(ARNnc) tels que les ARN ribosomaux (ARNr), les ARN de transfert (ARNt) ou autres. La 
transcription comporte trois étapes : l’initiation, l’élongation et la terminaison (Figure 2). La 
transcription est effectuée par des enzymes appelées ARN polymérases. Ces dernières relient 
les nucléotides pour former un brin d’ARN en utilisant un brin d’ADN comme modèle. Les 
procaryotes transcrivent tous leurs gènes en utilisant de l’ARN polymérase. Chez E. coli, l’ARN 
polymérase est une protéine oligomérique constituée de six sous-unités (Browning & Busby, 
2016). Cinq d’entre elles (α2ββ'ω) s’associent de manière stœchiométrique  pour constituer 
l’holoenzyme (Figure 3). Elle est de forme irrégulière et l’un des bords est creusé d’un sillon 
assez long pour adapter un ADN bicaténaire de 16 paires de bases (Ma et al., 2016). La sous-
unité β' lie l’ADN à l’holoenzyme et la sous-unité β fait partie du site actif. Cette dernière est 
impliquée dans l’initiation et l’allongement, tandis que σ70 joue un rôle clé dans l’initiation de 
la transcription en dirigeant l’enzyme vers le promoteur. Il existe deux sous-unités monomères 
de type α formant un homo-dimère α2 qui ne participe pas directement à l’activité catalytique 
de l’enzyme (aucun résidu de ce dimère n’atteint le site actif de l’enzyme). Les deux sous-unités 
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monomèriques permettent d’ancrer et d’assembler deux sous-unités catalytiques dites β et β'. 
Chacune contacte un seul des monomères α et elles interagissent largement entre elles. La sous-
unité ω ne contacte que la sous-unité β, s’enroulant autour de son extrémité C-terminale, 
suggérant que ω joue un rôle dans les étapes finales de l’assemblage de l’ARN polymérase 
bactérienne (Zhang et al., 1999). Chaque cellule bactérienne peut contenir plusieurs éléments σ 






Figure 2 : Les trois étapes successives de la transcription.  L’initiation s’effectue donc au 
niveau du promoteur auquel l’ARN polymérase se fixe. Durant la phase d’élongation, le 
complexe enzymatique synthétise alors le brin d’ARN complémentaire du brin matrice. Au fur 
et à mesure qu’elle avance sur le brin matrice, l’ARN polymérase continue de dérouler les deux 
brins d’ADN. La terminaison de la transcription se produit lorsque la transcription est 





Figure 3 : Représentation simplifiée de la polymérase ARN chez E. coli en complexe 
d’élongation. Les différentes sous-unités s’assemblent afin de créer une polymérase active avec 
toutes ses caractéristiques, dont les différents canaux. Adapté de (Santangelo & Artsimovitch, 
2012). 
Durant la phase d’initiation de la transcription, l’ARN polymérase, un complexe protéique, se 
fixe sur une région particulière de l’ADN, située en amont du gène à transcrire : le site 
promoteur. Les promoteurs procaryotes possèdent deux régions importantes, soit la région -35 
et la région -10. Ces deux régions ont comme séquence consensus TTGACA et TATAAT qui 
sont les sites de reconnaissance de l’ARN polymérase. La polymérase peut se lier à l’ADN de 
façon non spécifique et se déplacer en direction 5′-3′. La séquence est analysée jusqu’au moment 
où une séquence promotrice est trouvée (Kuznedelov et al., 2002). 
La liaison entre l’ADN et l’ARN polymérase permet à la sous-unité σ de l’ARNpol d’ouvrir la 
double hélice d’ADN. Le brin matrice d’ADN est exposé, ce qui permet à l’enzyme de débuter 
la synthèse d’un ARN par l’insertion des ribonucléotides 5’-triphosphate (rNTP) liés à un ion 
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Mg2+ qui entrerait par le tunnel secondaire (Willey, 2008). L’élongation de la transcription 
correspond à l’incorporation des nucléotides sur  le brin d’ARN. Durant cette phase, l’ARN 
polymérase progresse de manière séquentielle de l’extrémité 3′ vers l’extrémité 5′ du brin 
d’ADN codant, c’est-à-dire le brin complémentaire de l’ARN. L’incorporation des nucléotides 
se fait par complémentarité entre nucléotides et le brin matrice de l’ADN. L’ARN synthétisé est 
une copie conforme de la région à transcrire. Au moment de la transcription, l’ARNpol peut 
effectuer un arrêt temporaire. Ce phénomène est appelé une pause transcriptionnelle caractérisée 
par le changement de la conformation du site actif de l’ARNpol. Ce dernier joue un rôle 
important dans la transcription par la fixation du brin matrice de l’ADN à l’ARN polymérase. 
Ce changement peut causer plusieurs évènements tels que la terminaison, l’arrêt ou l’élongation 
de la transcription (Weixlbaumer et al., 2013). Il existe différents types de pauses classées selon 
le signal induisant l’arrêt momentané (Figure 4). 
 
Figure 4 : Modèle de pause transcriptionnelle. L’état de pause élémentaire (ePEC) se 
caractérise par une ouverture de la pince fixatrice de l’ADN (clamp) et un élargissement du 
canal de sortie de l’ARN. Cet état peut s’isomériser dans des états de pause à durée de vie plus 
longue, telles des pauses stabilisées en « backtrack » et en tige boucle, ou encore précéder la 
terminaison de la transcription par la présence de la protéine Rho qui provoque la coupure de 




• Pause de type tige-boucle 
La pause de type tige-boucle est le premier type de pause à avoir été découvert. Il se caractérise 
par la formation de tige-boucle au niveau de l’ARN synthétisé qui peut provoquer la pause de 
l’ARNpol (Artsimovitch & Landick, 2000). Le contact entre la polymérase et l’ARN provoque 
le changement conformationnel du site catalytique (site actif) de l’ARNpol (Toulokhonov & 
Landick, 2004). Différents facteurs entrent en jeu afin de définir la pause comme la taille de la 
tige d’environ 11 nucléotides d’ARN, soit la distance entre l’ARNpol et la tige ou bien le type 
de nucléotide où se situe la pause, qui est généralement l’uracile (Chan & Landick, 1993 ; Chan 
et al, 1997).   
• Pause de type « backtrack » 
 Au cours de l’élongation, l’ARNpol n’avance pas dans une seule direction. Le « backtrack » est 
un mouvement en arrière de l’ARNpol sur la matrice d’ADN provoquant un désengagement de 
l’extrémité 3' de l’ARN du site catalytique de l’enzyme (Komissarova & Kashlev, 1997a). 
L’instabilité de l’hybride ADN-ARN au niveau de la transcription provoque la pause de type 
« backtrack » (Kireeva & Kashlev, 2009). Cet état est connu pour induire l’inactivation du 
complexe, c’est-à-dire l’arrêt de la transcription (Komissarova & Kashlev, 1997b). Cette pause 
est causée par l’absence du nucléotide à incorporer ou par une erreur de transcription. L’erreur 
est corrigée par le clivage de ce transcrit (Marr & Roberts, 2000). Deux facteurs omniprésents, 
GreA et GreB (Opalka et al., 2003), contribuent à cette correction (Borukhov et al., 1993). Chez 
E. coli, ces deux protéines paralogues sont capables de se lier près du canal secondaire de 
l’ARNpol et de provoquer le clivage de la partie extrudée en 3' du transcrit d’ARN. GreB peut 
cliver l’ARN extrudé d’une longueur d’environ 18 nucléotides, restaurant ainsi l’extension par 
l’ARNpol, tandis que GreA ne peut couper que 2 à 3 nucléotides et sera plus impliqué dans la 
prévention précoce de la translocation par transcription inverse (Borukhov et al., 2005; 
Rutherford et al., 2007). 
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1.1.2. Les riborégulateurs 
1.1.2.1. Historique 
Jusqu’aux années 1990, les chercheurs ne pensaient pas que l’ARN était capable de lier un 
métabolite. Autrement dit, seules les protéines étaient considérées comme ayant la capacité de 
reconnaître d'autres molécules grâce à leur structure. La découverte des ribozymes qui possèdent 
une fonction catalytique a mené les chercheurs à penser qu’il y avait d’autres ARN possédant 
la capacité de fixer des molécules (Soukup & Breaker, 1999). On peut trouver des ARN qui 
possèdent d’autres fonctions. À ce moment-là, et plus précisément en 2002, le groupe du Pr. 
Ronald Breaker et celui du Pr. Evgeny Nudler ont découvert une nouvelle classe d’ARN 
régulateurs : les riborégulateurs (Mironov et al., 2002; Winkler et al., 2002). 
1.1.2.2. Définition  
Les riborégulateurs sont des séquences d’ARN très structurées retrouvées dans la partie non 
traduite (5'UTR) des ARNm bactériens. Ces ARN sont composés de deux domaines distincts : 





Figure 5 : Schéma simplifié d’un riborégulateur. L’aptamère est responsable de la liaison de 
son ligand spécifique qui est un métabolite. À la suite de la liaison du ligand, il y aura un 
changement de structure au niveau de la plateforme d’expression. Cette dernière joue le rôle de 
modulateur de l’expression génique. La liaison du métabolite provoque l’activation ou 
l’inactivation du gène, tout dépendant du type du riborégulateur. Autrement dit, la liaison du 
ligand peut causer une inhibition de l’expression génique (Mandal et al., 2004). 
• L’aptamère : L’aptamère a généralement une structure secondaire complexe, et c’est le 
repliement de l’ARN en cette structure qui permet la liaison spécifique d’une certaine molécule 
et pas d’une autre (Nahvi et al., 2002). En effet, la structure adoptée par l’aptamère diffère selon 
la présence ou l’absence de la molécule cible, ce qui induit la présence de deux conformations 
compétitives (liée et non liée) (Nudler, 2013; Winkler et al., 2002). La séquence d’un aptamère 
a généralement une longueur allant de 70 à 170 nucléotides (Mandal et al., 2003; Winkler et al., 
2003). La séquence d’un riborégulateur donné peut changer, mais la structure est fortement 
conservée parmi les organismes. C’est sur ce principe qu’est basée « la covariance », soit la 
variation des séquences qui constituent les paires de base, utilisées dans les méthodes bio-
informatiques pour chercher de nouveaux riborégulateurs (Havill et al., 2014). C’est la structure 
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de l’aptamère qui détermine à quelle classe chaque riborégulateur appartient et, plus 
précisément, le ligand qu’il lie (Serganov, 2009).  
• La plateforme d’expression : La plateforme d’expression est la partie directement impliquée 
dans la régulation génique. Le changement conformationnel de la structure de la plateforme est 
sous l’influence de l’aptamère selon s’il est lié ou non à son ligand spécifique. Selon le 
mécanisme d’action du riborégulateur, ce domaine peut se replier en une architecture différente : 
comme un terminateur de transcription ou une tige qui séquestre le site de liaison du ribosome, 
ce qui fait que la plateforme d’expression d’un riborégulateur donné est moins conservée que 
l’aptamère en séquence et en structure ( Winkler et al., 2002). 
1.1.2.3. Différentes classes de riborégulateurs 
Actuellement, 38 classes de riborégulateurs sont connues (Mccown et al., 2017). Les classes 
des riborégulateurs sont regroupées selon le type de ligand reconnu par l’aptamère (voir la 
section 1.1.2.2 sur la partie aptamère). Il peut s’agir d’acides aminés ou de dérivés (glutamine, 
lysine et glycine), de coenzymes (thiamine pyrophosphate, adénosyl cobalamine, flavine 
mononucléotide, cofacteur molybdène, cofacteur tungstène, tétrahydrofolate, S-adénosyl-
méthionine, S-adénosyl-homocystéine), de bases azotées classiques ou de substituts (adénine, 
pré-queuosine 1, etc.), d’ions inorganiques (magnésium, fluorure), d’autres types de molécules 
(glucosamine-6-phosphate, ARN de transfert, aminoglycosides) ou même de paramètres 
physicochimiques (température et pH). Il existe certains cas où des ligands sont reconnus par 
plusieurs classes de riborégulateurs comme c’est le cas chez les riborégulateurs liant le SAM et 
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1.1.2.4.  Modes de régulation des riborégulateurs 
1.1.2.4.1.  Régulation traductionnelle 
Chez certains riborégulateurs, un mécanisme nommé régulation traductionnelle est utilisé. Cette 
régulation consiste en un changement de conformation de la plateforme d’expression à la suite 
de la liaison du ligand. Ce changement de conformation mène à la formation d’une tige qui 
séquestre le SLR et empêche ainsi l’initiation de la traduction (Caron et al., 2012). Ce 
mécanisme de régulation est simple à prédire puisque la liaison du ligand provoque la formation 
d’un motif qui se repère facilement, soit une tige-boucle d’ARN où sont séquestrés la séquence 
de site de liaison au ribosome (SLR) et le codon d’initiation. Lorsque ces signaux sont 






















































Figure 6 : Le mode de régulation traductionnelle de thiB. Lorsque la traduction est active, le 
site de liaison et le codon d’initiation sont accessibles par le ribosome. Lorsque la traduction est 
inactive, le codon d’initiation et SLR sont séquestrés dans une tige boucle qui inhibe la liaison 
du ribosome adapté de (Chauvier et al., 2017). 
1.1.2.4.2.  Terminaison intrinsèque 
La terminaison intrinsèque est le mécanisme de terminaison le plus abondant chez les bactéries 
(Henkin et al., 2003). La transcription du terminateur canonique provoque la terminaison de la 
transcription. Ce terminateur est constitué d’une tige boucle suivie d’une séquence poly-U 
d’environ neuf résidus uraciles (Reynolds et al., 1992). En effet, au moment où la polymérase 
arrive à la transcription d’un terminateur, une pause s’impose. Cette pause se traduit après par 
le décrochage de la polymérase de l’ADN. Deux modèles sont proposés pour expliquer ce 
phénomène : le modèle de translocation et le modèle allostérique. La formation de la tige boucle 
applique une force qui tire sur l’ARN, où il y a donc translocation. Autrement dit, cette force 
cause le déplacement de la polymérase en aval, ce qui l’empêche de finir la transcription 
(Santangelo & Roberts, 2004). Le deuxième modèle suggère qu’au moment de la formation de 
la tige, un changement se produit au niveau de la polymérase. La polymérase perd sa stabilité et 
se libère facilement de l’ADN (Epshtein et al., 2007). 
AUG = codon d’initiation 
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1.1.2.4.3.  Régulations par la protéine Rho 
La protéine Rho est un hexamère de 274,6 kDa de six sous-unités identiques. Chaque sous-unité 
a un domaine de liaison à l’ARN et un domaine d'hydrolyse de l'ATP. Cette protéine a été 
découverte par J.W Roberts en 1969 (Roberts, 1969) qui a mis en évidence son activité ATPase 
et hélicase au moment de la  liaison à l’ARN. L’activité hélicase consiste en l’utilisation de 
l’énergie d’hydrolyse de l’ATP ou du GTP pour catalyser l’ouverture d’acides nucléiques (ADN 
ou ARN) appariés sous forme double brins. Chez E. coli, 20 à 30 % du génome est modulé par 
la protéine Rho pour favoriser la terminaison de la transcription (Kriner et al., 2016). Le 
terminateur Rho-dépendant se compose de deux domaines pouvant contenir plus de 200 paires 
de bases. Le site en amont, au niveau de l’ARN, est reconnu par la protéine homohexamérique 
Rho, on le nomme ainsi « rut » (Rho-utilization site). La séquence rut mesure au moins 40 
nucléotides, est riche en cytosine,  pauvre en guanine et peu structuré (Chalissery et al., 2007). 
Rho utilise son activité ATPase afin de se déplacer en direction 5’→3’ sur le transcrit naissant, 
où il rejoint le complexe d’élongation au deuxième domaine de terminaison de la transcription 
au niveau de l’ARN. Ce domaine de terminaison est peu défini, mais on sait qu’il correspond, 
en général, à un site de pause de l’ARN polymérase (Jin et al., 1992). Le relâchement de l’ARN 
naissant du complexe d’élongation est possiblement dû à l’activité hélicase de la protéine Rho 






Figure 7 : Le mécanisme de terminaison par Rho. La protéine Rho se lie à l’ARN non traduit 
sur un site riche en C (site rut). La liaison du site rut par la protéine Rho est réalisée par le 
domaine de liaison N-terminal, aussi appelé primaire. Puis, il y a liaison de l’ARN au site de 
liaison secondaire. Les sites secondaires liés à l’ARN activent l’hydrolyse de l’ATP. L’énergie 
dérivée de l’hydrolyse de l’ATP alimente l’activité translocase/hélicase de Rho pour dérouler le 
duplex d’ARN/ADN (Mitra et al., 2017). 
1.1.3 Riborégulateur de TPP 
Chez E. coli, il y a actuellement 11 riborégulateurs identifiés et confirmés expérimentalement 
(Figure 8). 
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Figure 8 : Représentation schématique de quelques riborégulateurs présents chez 
E. coli. 
1.1.3.1   La thiamine et la TPP 
La thiamine est un dérivé de la vitamine B1. Elle est synthétisée chez les plantes, les 
champignons et les bactéries, mais pas chez les vertébrés, donc ceux-ci l’obtiennent par 
l’alimentation. La thiamine est un cofacteur essentiel d’enzymes impliquées dans le 
métabolisme des glucides (Ciszak et al., 2003). La thiamine est une vitamine hydrosoluble 
composée d’un groupement pyrimidine et d’un groupement thiazole relié par un groupement 
méthylène. La thiamine pyrophosphate (TPP), parfois aussi nommée thiamine diphosphate, est 
la forme active de la thiamine (Figure 9) (Miranda-Ríos, 2007). La TPP est le cofacteur de 
nombreuses enzymes importantes impliquées dans plusieurs voies métaboliques telles que la 






Figure 9. Structure chimique du TPP. Tirée de (Serganov et al., 2006). 
1.1.3.2  La structure secondaire de l’aptamère 
Chaque riborégulateur possède un aptamère qui lie son ligand de façon spécifique, comme c’est 
le cas pour l’aptamère du riborégulateur TPP (ou thi-box). L’étude de la structure de l’aptamère 
est alors importante pour comprendre ce phénomène de la liaison spécifique du ligand à 
l’aptamère. Différents scientifiques ont travaillé sur la structure cristalline de l’aptamère de TPP. 
La première équipe a cristallisé le riborégulateur thiC d’Arabidopsis thaliana (Thore, 
Leibundgut, & Nenad, 2006). La deuxième a cristallisé le riborégulateur thiM d’E. coli 
(Serganov et al., 2006). Quant à la troisième, elle a aussi cristallisé le riborégulateur thiM d’E. 
coli, mais en présence d’analogues de la TPP, cette fois, afin de mieux comprendre comment le 
riborégulateur différencie la TPP d’autres molécules similaires (Edwards & Ferré-D’Amaré, 
2006).  
 La structure globale de la boîte THI ressemble à un diapason dans lequel les dents sont formées 
par deux hélices d’empilage parallèles (P2, renflement J3-2, P3 et boucle L3) et (P4, renflement 
J4-5, P5 et boucle L5) disposés via une jonction centrale à trois voies avec l’hélice P1 (Figures 






Chacune des hélices parallèles a une fonction dans la liaison d’une partie du TPP. L’hélice P2 / 
J3-2 / P3 / L3 est impliquée dans la liaison de la fraction pyrimidine, et l’hélice P4 / J4-5 / P5 / 
L5 se lie au groupe pyrophosphate (Padhi et al., 2019). La partie pyrimidine du TPP est liée par 
le renflement J3-2 situé dans l’hélice du capteur de pyrimidine P2-P3 qui contient la séquence 
conservée UGAGA. Les résidus U39 et A43 forment une paire de bases trans-Watson-Crick / 
Hoogsteen qui provoque l’extrusion des résidus G40, A41 et G42, formant un motif de boucle 
en T de type I. Le cycle pyrimidine est maintenu entre les résidus G42 et A43 (présents dans 
une conformation endo C2') au moyen de forces d’empilement et de la formation de deux 
liaisons hydrogène avec le résidu G40 et d’une liaison hydrogène entre la position N1 du cycle 
pyrimidine du TPP et le 2 ′ d’oxygène du résidu G19 (Figure10 E). Une stabilisation 
supplémentaire est obtenue par la formation d’une paire de triplets : (G19 · A47) · G42 et (G18-
C48) · A41 (Serganov et al., 2006). 
Le groupe pyrophosphate de TPP est reconnu par la boucle interne J4-5 présente dans l’hélice 
du capteur de pyrophosphate P4 / P5 grâce à une interaction avec les cations divalents et leurs 
molécules d’eau coordonnées correspondantes (Figure 10). Dans la structure publiée par 
Serganov et al., 2006, on trouve deux ions Mg 2+ au voisinage du groupe phosphate : MA et MB. 
MA interagit avec les résidus G60 et G78, ce dernier étant le seul résidu à interagir avec le 
groupement pyrophosphate ainsi qu’avec les résidus U59, A61 et C77 via des molécules d’eau. 
L’autre ion magnésium, MB, interagit avec les nucléotides A75, G76 et C77 à travers des 
molécules d’eau (Figure 10C). 
Deux interactions tertiaires dans le riborégulateur TPP sont essentielles afin de rapprocher les 
deux hélices, ce qui permet de positionner les domaines reconnaissant l’anneau pyrimidine et la 
portion pyrophosphate. Premièrement, les résidus A69, A70 et U71 situés dans la boucle L5 
interagissent avec les résidus G21, C38 et U39 à la base de la tige P3 (Figure 10 D). 
Deuxièmement, la formation d’un entortillement (kink) au niveau du résidu A53, dans la 
jonction J2-4, permet l’alignement parallèle des deux hélices. Le nucléotide très conservé A84 
joue un rôle crucial dans la formation de ce kink. Celui-ci est provoqué par la formation d’une 
paire de tétrades empilées, où les paires de bases non canoniques A56•G83 et A53•A84 sont 
alignées de deux paires de bases G-C consécutives, dans le sillon mineur de la tige P2. Le kink 
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est stabilisé par un arrangement particulier de la jonction à 3 voies, où le résidu A84 forme des 
liaisons hydrogène avec G16 et C50 et où A84 est empilé entre les résidus A56 et G51 (Figure 




Figure 10 : Structure du riborégulateur de TPP. A) Structure secondaire du riborégulateur. La 
plateforme d’expression est représentée en noir et les différentes régions de l’aptamère sont 
représentées en couleurs distinctes. « SD » désigne la séquence Shine-Dalgarno (site de fixation 
du ribosome) et « anti-SD », la séquence anti-Shine-Dalgarno. B) Structure cristalline. C) On 
C D E 
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observe la reconnaissance de la portion pyrimidine par l’hélice P2-3 et de la portion 
pyrophosphate par l’hélice P4-5 via les ions magnésium MA et MB. Les structures D et E  du 
riborégulateur représentent les interactions tertiaires importantes dans le riborégulateur TPP, 
soit en D, les interactions hélice-boucle entre P3 et L5 et en E, le kink dans la jonction 2-4  
(Miranda-Ríos, 2007, Padhi et al., 2019). 
1.1.3.3 La biosynthèse de TPP chez E. coli 
Plusieurs gènes sont impliqués dans la biosynthèse de la TPP (Figure 11). L’un d’entre eux est 
requis pour la biosynthèse du groupement pyrimidine (thiC), sept sont impliqués dans la 
formation du groupement thiazole (thiF, thiS, thiG, thiH, thiI, dxs et iscS), un est requis pour le 
couplage des deux groupements (thiE), trois encodent des kinases impliquées dans le sauvetage 
de la thiamine (thiM, thiD, et thiK) et un dernier encode la kinase responsable de la formation 
de TPP à partir de thiamine phosphate (thiL). Chez E. coli, trois riborégulateurs TPP, thiC thiM 
et thiB, sont respectivement responsables de la régulation des gènes impliqués dans la voie de 
















Figure 11 : La voie de biosynthèse de la thiamine chez E. coli. La voie de biosynthèse de novo 
comprend la synthèse des groupements pyrimidine et thiazole, la synthèse de TPP par la liaison 
des deux groupements pour former la thiamine phosphate et la phosphorylation de celle-ci. Cette 
voie est majoritairement régulée par l’opéron thiCEFSGH (vert). La voie de sauvetage, 
majoritairement régulée par l’opéron thiMD (gris), comprend les réactions encadrées en jaune 
afin de synthétiser de la TPP à partir des produits de dégradation de la thiamine présents dans 
la cellule ou importés à partir de l’extérieur. L’opéron thiBPQ (bleu) contrôle le transport de la 
thiamine, de la thiamine phosphate et de la TPP (Rodionov et al., 2003). 
1.1.3.3.1  Le riborégulateur thiC 
Le riborégulateur thiC est retrouvé en amont de l’opéron thiCEFSGH, il encode des protéines 
impliquées dans la voie de biosynthèse de novo de la TPP. ThiC est impliqué dans la synthèse 
du groupement pyrimidine à partir d’un intermédiaire de la voie de biosynthèse des purines. On 
trouve dans la voie de synthèse du cycle thiazole ThiF, ThiS, ThiG et ThiH. Le thiazole est 
thiB 
Synthèse du groupement 
pyrimidine 
Synthèse du groupement 
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synthétisé à partir du pyruvate, du D-glycéraldéhyde 3-phosphate et de la L-cystéine. Le 
groupement sulfure est transféré à ThiS, qui donne une protéine ThiS-SH, qui est la source de 
sulfure du groupement thiazole. Ensuite, ThiE couple les deux groupements pyrimidine et 
thiazole pour produire la thiamine phosphate qui sera finalement phosphorylée en TPP par la 
kinase ThiL (Rodionov et al., 2003). 
1.1.3.3.2  Le riborégulateur thiM 
Le riborégulateur thiM est situé devant l’opéron thiMD (Figure 12). De nombreuses études de 
régulation ont été réalisées sur la structure et sur le mécanisme de régulation de thiM (Edwards 
& Ferré-D’Amaré, 2006; Serganov et al., 2006; Winkler et al., 2002). Ce riborégulateur contrôle 
l’expression de l’opéron thiMD qui encode deux kinases impliquées dans la voie de sauvetage 
de la TPP (Figure 11) afin de la synthétiser à partir de l’hydroxy méthyl pyrimidine (HMP) ou 
l’hydroxy méthyl thiazole (HET) qui sont deux intermédiaires de dégradation de TPP que la 
bactérie récupère de leur milieu de culture pour synthétiser le TPP (Bellion et al., 1983). 
 
Figure 12 : Schéma représentant le riborégulateur thiM et l’opéron thiMD.  
Une structure secondaire simplifiée de l’aptamère du riborégulateur thiM est représentée. Les 
emplacements génomiques et les tailles des deux protéines sont indiqués. Il y a un 
chevauchement de trois nucléotides entre thiM et thiD (Bastet et al., 2017). 
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1.1.3.3.3  Le riborégulateur thiB 
Le riborégulateur thiB est responsable de la régulation de l’opéron thiBPQ, qui encode un ABC 
transporteur responsable de l’importation de thiamine, de thiamine phosphate et de thiamine 
pyrophosphate (Figure 11) (Webb et al., 1998). Les ABC transporteurs sont responsables du 
transport d’une grande variété d’ions et de petits métabolites dans la cellule. Ils sont composés 
d’une protéine périplasmique de liaison (ThiB), d’une perméase transmembranaire (ThiP) et 
d’une ATPase cytosolique (ThiQ) (Rodionov et al., 2003). 
1.1.4 Objectifs de la maîtrise 
Les riborégulateurs de TPP sont des d’ARN impliqués dans la régulation de la biosynthèse et le 
transport du TPP qui est indispensable pour la bactérie. Les riborégulateurs régulent l’expression 
des gènes en modulant leur structure (Chauvier & Lafontaine, 2015), ce qui rend l’étude de leur 
structures natives important pour caractériser leur régulation. 
Dans ce cadre, un membre du laboratoire, Adrian Chauvier a étudié la structure du 
riborégulateur thiB au niveau de la tige P1 par une technique qui cible des régions spécifiques 
de l’ARN avec une sonde d’ADN et une enzyme. Si cette sonde s’hybride sur l’ARN, il y a un 
clivage par l’enzyme. La région est alors simple brin, sinon cette région est double brin et il n’y 
a pas de clivage. Il a fait cette expérience sur deux structures de thiB, ARN transcrit jusqu’au 
nucléotide 83  dont la position 83 présente un site de pause et l’autre, jusqu’au 88 qui présente 
la position de la formation de la tige  P1, avec et sans le ligand TPP. 
Adrien Chauvier a remarqué qu’au niveau de la structure de thiB 83, le riborégulateur possède 
une efficacité faible pour détecter le ligand TPP. Cependant, le riborégulateur peut très bien lier 
le ligand quand il est transcrit à la position 88 donc la limite pour la meilleur détection co-
transcriptionnelle de TPP est contenue dans la fenêtre de 5nt entre EC-83 et EC-88. Les cinq 
nucléotides de différence nous suscitent des questionnements à l’égard de la différence entre ces 
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deux constructions au niveau de leur structure. Ces résultats sont présentés sous forme d’article 
et sont en processus de soumission dans un journal scientifique. 
Au regard de ces constats, nos objectifs à propos du riborégulateur thiB sont :  
- Étudier la structure de thiB pour les constructions 83 et 88 afin de comprendre le phénomène 
de liaison du ligand.  
- Étudier l’affinité de thiB vis-à-vis de son ligand au niveau des transcrits 83 et 88.  
Nous nous intéressons aussi à l’étude de la structure du riborégulateur thiM  dû a son importance 
dans la biosynthèse du TPP. Dans ce cadre, nous allons étudier la structure de thiM au niveau 
des pauses pour voir leur influence sur le repliement du riborégulateur afin de faire le lien avec 
la fonction régulatrice de l’ARN. Ensuite, nous allons créer un modèle général de repliement 
co-transcriptionnel de thiM. 
            
            
            
















ÉTUDE STRUCTURALE DU RIBORÉGULATEUR thiB  
2.1. Introduction 
En 2002, une étude comparative de génome a permis de prédire la structure du riborégulateur 
thiB à la suite d’alignements faits par bio-informatique (Figure 13) (Rodionov et al., 2003). 
 
Figure 13 : Structure prédite du riborégulateur thiB. En absence de TPP, l’opéron thiBPQ est 
exprimé, donc il y a formation d’une tige anti-séquestratrice qui rend la séquence SD (bleu) et 
le codon de départ GUG (vert) accessibles. En présence de TPP, il y a répression de l’expression. 
La formation de la tige P1 à la suite de la liaison du ligand empêche la formation de la tige anti-
séquestratrice. Cette dernière se forme et empêche la liaison du ribosome au SLR et au codon 
d’initiation. La ligne rouge représente les appariements retrouvés dans la structure alternative 
(Rodionov et al., 2003).  
La structure du riborégulateur thiB est étudiée par trois techniques : SHAPE, DMS et RNase H. 
Les deux premières techniques se basent sur l’utilisation d’un réactif chimique tandis que la 
troisième utilise l’enzyme RNase H. 
 
29 
2.2.   Matériels et méthodes 
2.2.1.  Transcription in vitro 
Les structures étudiées sont des ARN en complexe d’élongation. Autrement dit, on utilise des 
ADN qui possèdent à leur extrémité 3’ de la biotine. La biotine sert à créer un complexe avec 
la streptavidine au moment de la transcription, qui va bloquer l’ARN polymérase à la position 
désirée. Les matrices d’ADN utilisées pour effectuer la transcription in vitro ont été préparées 
par une réaction de polymérisation en chaine avec les couples d’amorces décrites dans les 
Tableaux 3 et 4 (Annexe). Les transcriptions in vitro ont été réalisées sur deux étapes. La 
première est d’obtenir un complexe d’élongation stable (EC) de 12 nucléotides est formé par  
l’incubation de l’ADN, la polymérase, le facteur sigma, la streptavidine, le trinucléotide 
initiateur et les trois  nucléotides nécessaires. La transcription a été complétée par l’addition des 
quatre nucléotides. 
2.2.2. Précipitation avec phénol-chloroforme-isoamyl (PCI) 
La précipitation avec le phénol-chloroforme-isoamyl se fait après la transcription in vitro. On 
ajoute de PCI  après on centrifuge et on prélève 80 à 90 % de la phase aqueuse et on précipite 
avec l’éthanol. 
Une fois le PCI ajouté, les ARN ont été précipités dans une solution composée de 100 % 
d’éthanol, d’acétate d’ammonium et de glycogène. Une fois cette étape réalisée, on centrifuge, 
on enlève le surnageant et on obtient les culots qu’ont les lave avec de l’éthanol. Les culots ont 
ensuite été brièvement séchés et suspendus de nouveau dans l’eau. 
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2.2.3. Précipitation avec le trizol. 
La précipitation avec le trizol consiste à ajouter le trizol à l’ARN transcrit. Puis, ajouter  de 
chloroforme  et centrifuger. Enfin, prélèver le surnageant et passer à la précipitation avec 
l’éthanol (voir section 2.2.2. Précipitation avec PCI). 
2.2.4. Précipitation avec le Kit GeneJet. 
Le kit contient trois tampons à utiliser, des colonnes avec des tubes collecteurs et le protocole à 
suivre. 
2.2.5.  SHAPE 
La technique SHAPE : Selective 2’-Hydroxyl Acylation analyzed by Primer Extension interroge 
la flexibilité du squelette local dans l’ARN. En effet, les nucléotides d’ARN flexibles, c’est-à-
dire ceux qui ne sont pas appariés avec d’autres nucléotides, sont très réactifs envers le N-
méthyle isatoïque anhydride (NMIA). Les sites modifiés sont détectés comme des arrêts dans 
une réaction d’extension d’amorces, suivie par une électrophorèse (Figure 14) (Merino et al., 
2005). Des données de réactivité quantitative SHAPE sont utilisées pour établir la structure 
secondaire d’un ARN (Wilkinson et al., 2006). Autrement dit, une quantification des bandes du 
réactif NMIA ainsi que sa solution de contrôle, qui est le diméthylsulfoxyde (DMSO), est 
établie. Un rapport avec les valeurs est généré par le logiciel Quantity One. On soustrait la valeur 
du DMSO à la valeur du NMIA puisque le DMSO est notre solution de contrôle et le NMIA est 
dissout dans du DMSO puis on ajuste les valeurs négatives à zéro. On fait ensuite la moyenne 
des 10 % des valeurs les plus réactives et cette valeur sera la valeur de la référence. On divise 
nos valeurs sur la valeur de référence et on crée un profil de réactivité du SHAPE sous forme 
d’un histogramme. Finalement, pour déterminer la structure, on utilise un serveur web de 
détermination de structure d'ARN (rna.rochestee.edu) et on entre la séquence de nucléotide et 
le profil de réactivité SHAPE.  
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 Les complexes natifs d’élongation de la transcription ont été obtenus comme indiqué dans la 
section 2.2.1. Les ARN ont par la suite été incubés avec du DMSO ou de NMIA. Les transcrits 
modifiés ont été incubés avec une amorce d’ADN radiomarquée (Tableau 1 annexe). Les 
réactions de transcription inverse ont été réalisées avec l’enzyme de Superscript III 
(ThermoFisher) et les produits ont été séparés sur gel d’électrophorèse dénaturant (acrylamide : 
bisacrylamide 19:1, TBE 1X et 8 M urée). 
 
  
Figure 14 : Principe du SHAPE. La figure montre en premier lieu la réaction chimique qui se 
produit par l’ajout du réactif NMIA et, par la suite, la transcription reverse effectuée par 
l’amorce marquée radioactivement (Weeks & Kevin, 2011). 
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2.2.6.  DMS 
Le DMS (Diméthylesulfate) est une sonde chimique qui permet de cartographier l’adénine et la 
cytosine qui ne sont pas appariées à des bases complémentaires (Ding et al., 2015). Le DMS 
peut être utilisé in vivo ou in vitro. 
L’expérience avec le DMS est faite de la même façon que NMIA. L’ARN est traité avec une 
faible concentration de DMS (10 mM) pendant 15 minutes à température pièce. L’ARN méthylé 
est ensuite déprotéiné et isolé (précipitation). Une réaction de transcription inverse est effectuée 
pour  détecter les sites de modifications et après, on ajoute le NaOH 4M et on procède à 
l’incubation à 95 degrés pendant 3 minutes pour détruire l’ARN tout en laissant intact l’ADNc 
nouvellement formé. Les positions de modification sont déterminées par PAGE dénaturante.  
Le DMS possède une réaction rapide, permettant une résolution temporelle élevée. Par rapport 
aux sondes enzymatiques (les nucléases), la petite taille du DMS permet une haute résolution 
spatiale. 
2.2.7. Transcription des échelles de séquençage à l’aide de didésoxyribonucléotide. 
On tente d’obtenir des arrêts de transcriptions inverse à tous les nucléotides afin de s’en servir 
comme échelle de séquençage. Pour ce faire, on utilise des didésoxyribonucléotides ddNTP dont 
les groupements 2'OH et 3'OH du ribose sont absents (Figure 15). L’ARN a été transcrit tel que 
décrit précédemment. On prépare quatre tubes contenant chacun 1 µl de l’ARN à 1 pmol, 1 µl 
du tampon TE1X et soit 2 µl de ddNTP (ddT et ddA), soit 3 µl de ddNTP pour ddG et ddC de 
concentration 10 µM et on ajuste le volume à 10 µl avec de l’eau, puis on procède à la 




        
Figure 15 : Représentation de dCTP (A) et ddCTP (B). Dans la figure 15, on peut voir l’absence 
d’un groupement 3'OH du ribose (cercle rouge). L’incorporation de ce nucléotide cause l’arrêt 
de transcription. 
2.2.8. La RNase H 
La ribonucléase H est une endonucléase non spécifique bien connue qui clive les hydrides 
ADN/ARN via un mécanisme hydrolytique (Winkler et al., 2002). Dans cet essai, une sonde 
d’ADN de 10 nucléotides (Tableau 2 Annexe) est utilisée pour sonder l’accessibilité relative 
d’une région dans une molécule d’ARN donnée. Alors qu’une région simple brin peut être ciblée 
par le clivage de la RNase H, une région à double brin ou hautement structurée ne permet pas 
la liaison à l’ADN et elle est donc protégée du clivage de la RNase (Figure 15) (Chauvier & 
Lafontaine, 2015). 
 
Figure 16 : Représentation schématique du riborégulateur thiM d’E. coli. Dans ce modèle, 
l’état ON (la structure du riborégulateur en absence de ligand) est adopté en l’absence de TPP 
et permet la traduction du ribosome grâce à l’accessibilité relative du codon de départ AUG. 




AUG, conduisant à la répression de la traduction. Les domaines hélicoïdaux P1 à P5 sont 
indiqués sur le riborégulateur. Selon ce modèle, un oligonucléotide d’ADN ciblant la tige P1 ne 
serait capable de s’hybrider qu’en l’absence de TPP (Chauvier & Lafontaine, 2015). 
Afin de réaliser un essai de cartographie à la RNase H, une matrice d’ARN est réalisée 
préalablement telle que décrite dans la section transcription in vitro. Des transcrits en présence 
et en absence de ligand sont produits. L’ARN est incubé avec une sonde d’ADN et l’enzyme 
RNase H. Plusieurs sondes sont utilisées. Les réactions sont migrées sur un gel d’acrylamide 
dénaturant. 
Détermination du Kswitch.  
Le Kswitch est la concentration de ligand nécessaire pour faire basculer un riborégulateur d’un 
état vers un autre (actif vers inactif ou vice versa). Cette valeur est déterminée avec la technique 
de la cartographie à la RNase H avec quelques modifications. D’abord, 20 réactions sont 
transcrites avec une concentration de ligand croissante. Les valeurs utilisées pour le 
riborégulateur thiB varient entre 0 et 2,5 mM. Une fois les transcriptions terminées, les réactions 
sont incubées avec la sonde d’ADN 2478 AC (Tableau 2 Annexe), puis avec la RNase H, 
comme mentionné précédemment. Les réactions sont déposées sur un gel d’acrylamide pour 
visualiser le clivage. Le pourcentage de clivage est quantifié grâce au logiciel Quantity One, on 
divise la valeur du bande de clivage sur la somme du valeur du clivage et de la valeur de la 
pleine longueur. Le pourcentage de clivage par rapport à la concentration de ligand est modélisé, 
puis le logiciel (GraphPad prism) calcule la concentration à laquelle 50 % de la population 
change de conformation, ce qui correspond au Kswitch. 
 
35 
2.3.  Résultats 
2.3.1.  SHAPE et DMS 
La technique de SHAPE natif permet de connaître la structure réelle du riborégulateur. L’étude 
se fait sur des complexes d’élongation. Dans le cas de ce projet, on a focalisé sur deux 
complexes : les complexes d’élongation 83 et 88. Les deux structures n’ont pas la même affinité 
pour le ligand TPP. La structure EC-83 (ON state) est incapable de lier le ligand alors que la 
structure EC-88 (OFF state) en est capable. Les résultats obtenus n’ont pas été suffisants pour 
les quantifier et déterminer la structure (Figure 17). Pendant une année, on a fait l’expérience 
de SHAPE pour les deux complexes, mais les gels obtenus ne sont pas fiables. Par conséquent, 
on ne peut pas différencier les nucléotides pour avoir la séquence complète et prédire la 
structure. On a essayé d’optimiser la technique, dans un premier lieu, en changeant la 
concentration des réactifs NMIA et DMS. On a ainsi créé un gradient de différentes 
concentrations. 
Les résultats ne se sont pas améliorés: soit le réactif réagit avec la majorité de l’ARN, soit il 
réagit avec peu de nucléotides. Dans un deuxième lieu, on a ciblé la purification de l’ARN après 
avoir réagit avec le réactif. Trois techniques ont été utilisées : 
1- La précipitation par le phénol-chloroforme-isoamyl;  
2- la précipitation par le trizol; 
3- la précipitation avec un kit commercial GenJet de ThermoFisher.  
Le kit a donné de meilleurs résultats au niveau de la purification, mais n’a pas donné des bandes 
séparées et claires. Finalement, on a joué sur les trois conditions suivantes au niveau de la 
réaction : 
1- Modification de l’amorce marquée radioactivement (Tableau 2 Annexe);  
2- changement de la température de la réaction;  
3- présence ou non de la précipitation. 
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Les résultats ne se sont pas encore améliorés. En effet, avant d’appliquer la technique SHAPE 
sur nos deux structures de thiB, on a fait l’expérience sur un ARN de contrôle positif : 
Minimind 1. C’est une petite séquence de l’ARN long non codant Tunar sur lequel mon collègue 
Jean Christophe Dancause effectue ces recherches sur sa structure et dont la technique de 
SHAPE nous a permis d’avoir sa séquence complète. Dans notre cas, nous avons appliqué la 
technique sur des ARN natifs pour voir la structure en temps réel. La différence de l’état de 
l’ARN entre natif et déjà transcrit complique la réaction de SHAPE. Autrement dit, le réactif de 
SHAPE réagit plus facilement avec l’ARN déjà transcrit, tandis que c’est plus difficile d’accéder 
aux régions de l’ARN en complexe d’élongation et dans son état natif. Par conséquent, on a 





Figure 17 : Résultat d’un gel de SHAPE natif. A) Résultat de SHAPE natif sur complexe 
d’élongation 88 en utilisant deux réactifs différents avec échelle pour séquençage. B) Résultat 
du SHAPE natif sur complexe d’élongation 83. A, T, C et G représentent l’échelle de 
séquençage. 
2.3.2.  RNase H 
La cartographie à l’aide de la RNase H permet de cibler des zones au niveau de l’ARN qui 
changent de structure lors de la liaison du ligand. Une fois les régions intéressantes déterminées, 






testées. Dans le cas de thiB, on observe un fort pourcentage de clivage de l’ARN en absence du 
ligand et un faible clivage lorsque le riborégulateur est lié au ligand. Dans cette partie, on 
montrera seulement les résultats qui ont donné une différence remarquable de clivage avec et 
sans ligand. On peut voir, par exemple, sur la figure 17A, les endroits ciblés par les différentes 
sondes. Les résultats obtenus par RNase H confirment la structure prédite, au moins dans les 
zones ciblées par les sondes. Les pourcentages de clivage de thiB EC-88 et EC-83 avec les 
sondes 41 et 63 sont différents. En effet, pour EC-88 avec ligand et la sonde 41, on a 26 % de 
clivage (Figure 18) et sans ligand c’est 62 % alors que pour EC-83, on a 40 % de clivage 
(Figure 20) et 71 % sans ligand. La sonde 63 pour EC-88 on a 97 %  sans ligand et 70% avec 
ligand (Figure 19) tandis que EC-83 on a 58 % sans ligand et 38 % avec ligand. Le tableau qui 
suit résume les valeurs les plus importantes obtenues par la RNase H. 
Tableau 2: les pourcentages de clivage obtenues par les sondes 41 et 63 pour thiB EC-83 et 
EC-88 
Construction 
de thiB utilisée 
% clivage avec 
la sonde 41 
sans ligand 
% clivage avec 
la sonde 41 
avec ligand 
% clivage avec 
la sonde 63 
sans ligand 
% clivage avec 
la sonde 63 
avec ligand 
EC-83 71 40 58 38 
EC-88 62 26 97 70 
  
En présence du ligand, si le clivage est faible cela montre qu’il y a une grande protection dans 
cette zone dû à l’appariement des nucléotides. En contrepartie, si même en présence ou en 
absence de ligand le clivage est élevé cela montre que c’est une région simple brin et il n’y a 
pas un grand changement de structure, lié à la présence ou à l’absence de son ligand. En se 
basant sur la structure prédite établie par notre laboratoire, les résultats obtenus par RNase H 
confirment en grande partie cette structure. En effet, le pourcentage de clivage élevé concorde 
avec les régions simple brin de las structure d’ARN prédite. 







Figure 18 : Résultat de RNase H pour thiB-EC-88 avec les sondes 41 et 55. 
A) Structure du riborégulateur sans et avec TPP et les positions des sondes. B) Résultats de 
clivage de RNase H. En absence de ligand (-TPP), le riborégulateur thiB permet l’hybridation 
de la sonde d’ADN. Par conséquent, la RNase H peut cliver l’ARN dans la région d’hybridation 
de la sonde. Les bandes indiquant absence de ligand présentent plus de clivage (-L 41=62 % et 
-L 55 =80 %). En présence d’un ligand, les bandes indiquant + L 41 et + L55 présentent moins 








Figure 19 : Résultat de RNase H pour thiB-EC88 avec les sondes 45 et 63. 
A) Structure du riborégulateur sans et avec TPP et les positions des sondes. B) Résultats de 
clivage de RNase H. En absence de ligand (L), le riborégulateur thiB permet l’hybridation de la 
sonde d’ADN. Par conséquent, la RNase H peut cliver l’ARN dans la région d’hybridation de 
la sonde. Les bandes indiquant -L 63 et -L 45 montrent plus de produits de clivage, soit 97 % et 
82 % respectivement. En présence d’un ligand, les bandes indiquant + L 41 et + L55 présentent 










Figure 20 : Résultat de RNase H pour thiB-EC83 avec les sondes 41 et 63. 
 A) Structure du riborégulateur sans et avec TPP et les positions des sondes. B) Résultats de 
clivage de RNase H. En l’absence de ligand (L), le riborégulateur thiB permet l’hybridation de 
la sonde d’ADN. Par conséquent, la RNase H peut cliver l’ARN dans la région d’hybridation 
de la sonde. Les bandes indiquant – L41 et -L 63 montrent plus de produits de clivage, soit 71 % 
et 58 % respectivement. En présence d’un ligand, les bandes indiquant + L 41 et + L63 
présentent moins de clivage que sans le ligand. 
• Kswitch  
Depuis quelques années, une technique a été développée dans le laboratoire Lafontaine qui 
permet de quantifier la concentration de ligand conduisant au changement de conformation de 
l’ARN et, plus spécifiquement, les riborégulateurs. Cette mesure est nommée le Kswitch. Il ne 
faut pas confondre le Kswitch avec le KD (constante de dissociation). Le KD est obtenu lorsque 
l’ajout du TPP est fait après la transcription alors que pour le kswitch, le TPP est ajouté au moment 
A B 
TPP= 1 mM 
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de la transcription. Le Kswitch présente 50 % des riborégulateurs qui passent d’une conformation 
à une autre, c’est-à-dire de ON à OFF ou de OFF à ON. 
On peut voir sur la figure 20A l’endroit ciblé par la sonde. Le choix des sondes a été fait selon 
le résultat obtenu par RNase H. La sonde 41 a donné un grand écart de clivage entre les valeurs 
sans et avec TPP (sans ligand 71 % et avec ligand 40 %) . Une fois le gel obtenu, on rapporte 
chaque piste en pourcentage de clivage par rapport à la concentration du ligand présent lors de 
la transcription. On modélise les données dans le logiciel GraphPad Prism. Pour la construction 
du thiB EC-83, on obtient une valeur de Kswitch de 14 µM (Figure 20). Cette valeur montre que 
le thiB EC-83 possède une très faible efficacité pour effectuer la détection du ligand, c’est pour 
cela il faut avoir une concentration élevée de TPP afin de passer d’une conformation à une autre. 
Malheureusement, par manque de temps, on n’a pas pu faire la même expérience pour la 
structure de thiB EC-88 pour voir la différence entre les deux Kswitch, mais on s’attend à avoir 
un Kswitch élevé pour EC-88. Lorsqu’on s’attarde aux valeurs de RNase H, l’affinité du 
riborégulateur pour le TPP est plus faible en EC-83 qu’en EC-88. Ces résultats nous mènent à 
penser que l’affinité faible en EC-83 est due à la partie P1 de l’aptamère qui n’est pas 
















Figure 21 : Détermination du Kswitch. A) Résultat du gel obtenu pour le Kswitch en présence de 
0 à 2,5 mM de TPP et de la sonde 41. B) Modélisation des pourcentages de clivage en fonction 
de la concentration de TPP lors de la transcription. C) Structure prédite de thiB EC-83 avec la 
































ÉTUDE DE L’AFFINITÉDE thiB VIS-À-VIS DE SON LIGAND 
3.1. Introduction 
Dans cette partie, on s’intéresse à la région de l’ARN qui se situe entre 83 et 88. La différence 
de la valeur de RNase H observée dans cette région, spécifiquement entre la construction 
d’ARN 83 et ARN 88, nous mène à penser que chaque structure entre ces deux constructions 
sont différentes d’où le changement de l’affinité à son ligand. En d’autres termes, la valeur de 
KD en 83 est plus élevée que 88. Pour cette raison, on va utiliser la technique de cartographie en 
ligne au magnésium. 
3.2.  Matériels et méthodes 
L’ARN est une molécule non stable en solution qui a naturellement tendance à se dégrader sans 
l’intervention d’une réaction enzymatique. Cette dégradation s’opère différemment selon la 
structure de l’ARN. L’ARN double-brin est plus stable dans sa conformation et risque moins 
d’adopter une conformation en ligne que l’ARN simple-brin. La cartographie chimique au 
magnésium utilise le clivage spontané de liaisons inter nucléotidiques spécifiques d’une 
molécule d’ARN d’une manière indépendante de la séquence, ce qui permet d’étudier la 
structure secondaire et les changements de conformation de la molécule d’ARN. La présence 
du magnésium est indispensable pour cette réaction. Ce clivage spontané se produit via une 
réaction de transestérification intramoléculaire résultant d’une attaque nucléophile par 
l’oxygène en 2' du ribonucléotide sur le phosphore adjacent. Les produits de clivage en 5' et 3' 
résultants contiennent respectivement des phosphates 2', 3'-cycliques ou 5'-hydroxyles 
terminaux. Une orientation « en ligne », dans laquelle le groupe partant est placé derrière le 
centre du phosphore, à près de 180 ° par rapport au nucléophile, est nécessaire pour que la 
réaction se déroule (Figure 22). Les nucléotides engagés dans la structure secondaire, tels que 
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ceux dans une hélice de forme A, ne peuvent pas adopter une orientation en ligne et sont donc 
moins susceptibles de se cliver. Inversement, les régions simple brin présentent plus de 
flexibilité, ce qui permet aux nucléotides non appariés de se cliver (Nahvi & Green, 2013). 
 
Figure 22 : Schéma qui illustre le principe de la cartographie en ligne. L’attaque 
nucléophilique « en-ligne » est nécessaire pour un clivage efficace d’un lien phosphodiester. 
Quand l’oxygène en 2' adopte un arrangement linéaire avec le phosphore et l’oxygène en 5', 
l’oxygène en 2' produit une attaque nucléophilique sur le phosphate adjacent, clivant ainsi le 
lien entre les deux nucléotides (Nahvi & Green, 2013). 
L’expérience est réalisée comme suit : les ARN radiomarqués en 5' (Tableau 3 Annexe) ont été 
incuber avec du MgCl2 et d’autres tampons pendant 48 heures à température ambiante. Les 
réactions ont été arrêtées par l’ajout de formamide. Les produits de réaction ont ensuite été 
séparés lors d’une électrophorèse sur gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes et 
révélés par autoradiographie.  
3.3.  Résultats 
La technique de la cartographie en ligne au magnésium a été utilisée pour déterminer si le 
riborégulateur thiB est capable de lier la TPP ou pas. Cette technique a permis d’observer les 
changements structuraux dans le riborégulateur thiB lorsqu’il est incubé en présence de 
concentration croissante de TPP. Ces changements sont, la plupart du temps, des diminutions 
de clivage (nucléotide protégé). En déterminant le taux de clivage spontané de l’ARN à une 
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position affectée par la présence de TPP par rapport à une position ne semblant pas être affectée, 
il a été possible de déterminer la constante de dissociation (KD). Les KD ont été déterminés par 
cartographie chimique au magnésium. 
Dans le cadre de ce projet, on a étudié les tronqués d’ARN du riborégulateur thiB et on a ciblé 
la région entre 83 et 88. Contrairement au complexe d’élongation, les tronqués sont des ARN 
transcrits qui sont détachés de l’ARN polymérase et de l’ADN après leurs transcriptions. 
Plusieurs transcriptions d’ARN ont été faites pour les constructions suivantes : tr83, tr84, tr85, 
tr86, tr87 et tr88. Seulement les tr84, tr86 et tr87 ont donné de beaux transcrits (Figure 23). Pour 
cette raison, on a réussi à faire seulement l’expérience de la cartographie en ligne (KD) pour 
tr84, tr86 et tr87 (Figures 24, 25 et 26). 
 
Figure 23 : Transcription des tronqués 84, 85, 86 et 87. La transcription est réussite pour les 





Figure 24 : Détermination de KD pour la construction du tr84. A) Résultat du gel obtenu par 
la cartographie en ligne en présence de 0 à 2,5 mM de TPP. B) Modélisation des pourcentages 
de clivage en fonction de la concentration de TPP lors de la transcription. 
 
Figure 25 : Détermination de KD pour la construction du tr86. A) Résultat du gel obtenu par 
la cartographie en ligne en présence de 0 à 2,5 mM de TPP. B) Modélisation des pourcentages 
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Figure 26 : Détermination de KD pour la construction du tr87. A) La cartographie en ligne en 
présence de 0 à 2,5mM de TPP. B) Modélisation des pourcentages de clivage en fonction de la 
concentration de TPP lors de la transcription. 
 
Les valeurs obtenues de KD sont résumées dans le tableau3  : 
Tableau 3: Les valeurs de KD pour chaque construction tronquée de thiB 
Construction de thiB utilisée Valeur de KD 
84 7000 nM ± 4000 nM 
86 30 nM ± 8 nM 
 87 10 nM ± 7 nM 
 
Les valeurs de KD obtenues montrent que l’affinité de thiB au niveau de tr87 est beaucoup plus 
élevée que celle de tr84. On peut expliquer ce résultat par le fait qu’au niveau de 87, la tige P1 
de l’aptamère est formée, donc notre riborégulateur est plus stable et plus efficace au niveau de 
A 
B 
2,5 mM TPP 







la liaison du ligand. Ces résultats obtenus pour les tronqués concordent avec les complexes 
d’élongation. Mon collègue Jean-François Nadon, a étudié l’affinité du riborégulateur thiB au 
niveau des complexes d’élongation. Les valeurs obtenues pour les EC-84 à EC-88 montrent que 
la constante de dissociation KD est plus faible en allant d’EC-84 à EC-88 (Figure 27). 
 
Figure 27 : Les valeurs de KD pour les complexes d’élongation de thiB. Il y a une différence 




































ÉTUDE STRUCTURALE DU RIBORÉGULATEUR thiM 
4.1. Introduction 
Dans cette partie, on s’intéresse à l’étude de la structure de thiM au niveau des pauses 
transcriptionnelles (Figure 28). En effet, le riborégulateur thiM a été étudié dans notre 
laboratoire par Laurène Bastet, dû à son importance dans la voie de synthèse du TPP (Bastet et 
al., 2017). Néanmoins, on a peu d’information sur le repliement de l’ARN donc peu 
d’information sur la façon dont le riborégulateur régule le gène thiM, c’est pour cela on va 
utiliser la technique FRET à l’échelle de la molécule unique (smFRET). Cette technique sera 
utilisée au niveau des pauses transcriptionnelles puisqu’on s’attend que l’ARN adapte des 
structures particulières pour le ligand au niveau des sites des pauses. La technique smFRET 
permet de voir les changements structuraux et la dynamicité de l’ARN (Roy et  al., 2008). En 
effet, cette technique nous permet d’observer différentes conformations d’ARN en même temps. 
Cette méthode a été utilisée pour caractériser plusieurs étapes de la transcription telle que 
l’initiation (Chakraborty et al., 2012 ; Sreenivasan et al., 2016), alors qu’au niveau du complexe 
transcriptionnel cette méthode n’a pas été exploitée. Du point de vue de notre laboratoire, cela 
est dû à la difficulté d’incorporer un nucléotide fluorescent par l’ARNpol d’E. coli (travaux 
d’Adrien Chauvier, observation personnelle). 
Notre laboratoire a développé une nouvelle méthode, qui consiste à avoir un complexe 
transcriptionnel fonctionnel fluorescent afin d’analyser la dynamique structurale de l’ARN 
grâce à la technique smFRET. Cette technique utilise une transcription par étape, dont un 
nucléotide modifié est incorporé et par la suite marqué avec un fluorophore. Le marquage de 
l’ARN s’effectue en présence de l’ARNpol c’est-à-dire au sein du complexe transcriptionnel 
qu’est formé grâce au barrage biotine-streptavidine (Chauvier et al., 2017). En résumé, c’est 
une technique qui permet d’avoir un ARN avec deux fluorophores. La première étape à faire 






Figure 28 : Structure de thiM en présence de TPP. Les nucléotides impliqués dans la 
formation de la tige anti-séquestratrice (état ON) sont représentés en gris et indiqués par des 
lignes pointillées. Le site de liaison aux ribosomes (RBS) et les codons de démarrage AUG sont 
mis en évidence. La nomenclature indique les positions des nucléotides et les régions appariées 
(P1 – P5). Les cercles rouges représentent les sites de pauses de la polymérase (Bastet et al., 
2017). 
4.2. Matériels et méthodes 
4.2.1. Préparation des billes NHS 
Pour préparer les billes, on prend la quantité nécessaire de NHS-billes pour le volume d’ADN. 
Par exemple 100 µl de billes pour 100 µl d’ADN. On prépare les billes une journée à l’avance 
de notre transcription. La préparation se base sur l’incubation des billes avec l’ADN pendant 
plusieurs heures dans une solution de couplage. Ensuite, les billes sont lavé pour enlever 




4.2.2. Transcription fluorescente 
La transcription se base sur l’utilisation d’un trinucléotide d’initiation UAA qui est lié au 
fluorophore cyanine 3. La transcription se fait par étapes et est couplée à des billes 
photoclivables (Figure 29). Pour l’essai de transcription par étape de thiM, nous avons utilisé 




Figure 29 : Schéma simplifié de la transcription fluorescente couplée à des billes. L’ARN 
polymérase est représentée en bleu tandis que le brin d’ADN est lié à une bille. 
La transcription est faite sur deux étapes pour notre riborégulateur thiM : La transcription 
jusqu’au EC-12 et l’ARN en pleine longueur. La transcription est réalisée de la même façon que 
dans le chapitre 2 (la section 2.2.1) , la différence c’est l’utilisation d’un ADN couplé à des 
billes. 
La Figure 30 représente la séquence de thiM utilisée pour l’expérience de fluorescence. La 





Figure 30 : Construction modifiée thiM-105-nt. La séquence du promoteur LacUV5 est 
représenté par la couleur verte. Le trinucléotide d’initiation en rose, le complexe d’élongation 
à la position 12 en jaune et le nom et la longueur de la séquence en bleu. 
4.2.3. La technique smFRET 
La  technique FRET à l’échelle de la molécule unique (smFRET) est une technique biophysique 
qui permet de mesurer les distances entre des molécules à une échelle de 1 à 10 nanomètres. 
FRET est l’abréviation de « FÖrster Resonance Energy Transfer », un mécanisme permettant de 
décrire le transfert d’énergie entre deux chromophores. Avec la technique smFRET, nous 
utilisons le phénomène naturel qui se produit entre 2 fluorophores, appelés donneur et accepteur 
(Leblanc et al., 2018). L’énergie d’émission du donneur est transférée à l’accepteur qui, par la 
suite, émet une fluorescence à proximité (Figure 31). Pour les expériences FRET, les donneurs 
et les accepteurs doivent être sélectionnés avec soin de manière à ce que le spectre d’émission 
du donneur chevauche partiellement le spectre d’absorption de l’accepteur. Les données 
smFRET permettent de déduire des changements conformationnels de transition par 






Figure 31 : Efficacité du FRET (E) en fonction de la séparation entre les fluorophores (Å) . 
Quand la tige boucle est absente, les deux fluorophores sont rapprochés, ce qui rend l’efficacité 
d’énergie du FRET (E=1)  élevé . La formation de la tige boucle éloigne les deux fluorophores 
et l’énergie du FRET est basse. La ligne en pointillé verte représente la distance dont l’efficacité 
du FRET est à 50%  adapté de (Shaw et al., 2014) 
4.3.  Résultats 





Figure 32 : La transcription fluorescente couplée à des billes. Dans la figure 32, EC12 
représente la première étape de la transcription et PL, pour pleine longueur, représente l’ARN 
au complet.  
Le résultat obtenu pour la transcription fluorescente couplée à des billes de sépharose constitue 
un bon début pour les expériences de la technique smFRET. En effet, l’utilisation de l’ARN 
fluorescent et immobilisé sur des billes permet d’avoir une structure intacte à étudier, puisqu’au 
moment de la purification de l’ARN, il y a moins de chance que le complexe transcriptionnel 
soit défait. 
 
Durant ma maîtrise j’ai eu seulement le temps de faire la transcription, de ce fait je n’ai pas eu 
le temps de faire les prochaines étapes de la technique smFRET avec les transcrits fluorescent 
couplé à des billes pour voir le changement de structure de thiM à différentes positions. On va 
faire une transcription par étapes, mais cette fois, on utilisera les deux fluorophores cyanine 3 
(Cy3) et cyanine 5 (Cy5) pour voir le changement de structure dépendamment de l’interaction 
entre ses deux fluorophores. En effet on va utiliser un autre nucléotide modifié qui va être 
incorporé et sera marqué après avec la cyanine 5. 





On fixera le riborégulateur thiM sur une surface, son signal de fluorescence sera suivi dans le 
temps, fournissant ainsi des informations de repliement en temps réel. Il existe de nombreuses 
façons de fixer l’ARN sur des lames de microscope. On va utiliser la méthode qui consiste à 
combiner un brin d’ARN synthétique contenant de la biotine avec un complexe biotine-
streptavidine préalablement incubé sur une lame de verre. Les signaux fluorescents des 
fluorophores seront détectés par microscopie. Le fluorophore donneur (Cy3) est excité par un 
laser avec une longueur d’onde spécifique. Une méthode d’excitation utilisant la réflexion 
interne totale (TIR)  permet de créer un champ d’excitation à l’aide d’une onde évanescente. Le 
miroir dichroïque permet de séparer les spectres d’émission du donneur et de l’accepteur (Cy5). 
Une caméra CCD (dispositif à couplage de charge) permet de photographier simultanément 
l’émission de deux fluorophores, ce qui nous permet de calculer la valeur FRET dans le temps 
(Roy et al., 2008 ; Shaw et al., 2014).  
Dans cette expérience, on s’attend à observer différentes structures adoptées par thiM au niveau 
des pauses transcriptionnelles. En effet, le riborégulateur thiM possède plusieurs structures 
intermédiaires au cours de la transcription avant d’adopter la structure finale. Grâce au smFRET, 
il sera possible d’étudier ces différentes conformations et voir l’effet des pauses sur l’orientation 













DISCUSSION ET CONCLUSION 
Les travaux présentés dans ce mémoire avaient pour but de mieux comprendre l’importance de 
la structure et du repliement des riborégulateurs et leur impact sur le résultat de l’expression 
génique. Plus spécifiquement, ces études ont été réalisées sur deux riborégulateurs liant le TPP, 
pour lesquels il existait peu d’information. 
Les deux riborégulateurs étudiés sont thiB et thiM. D’abord, une étude structurale de thiB in 
vitro a été faite. Nous avons utilisé la technique SHAPE sur un ARN natif. Pendant une année, 
plusieurs expériences ont été réalisées. Chaque fois, on a optimisé la technique en modifiant 
quelques paramètres au niveau du protocole SHAPE sur un ARN transcrit en condition native. 
On a augmenté la concentration de l’ARN polymérase et le facteur sigma, puis on a augmenté 
la durée de migration des échantillons afin de mieux séparer les bandes et ainsi faciliter la 
quantification du gel et la prédiction de la structure par un logiciel informatique. De plus, on a 
utilisé différents types de purification et d’amorces marqués radioactivement. 
Malheureusement, ce travail n’a pas mené à des résultats fiables et donc un changement de 
stratégie s’est imposé. Par conséquent, on s’est dirigé vers une étude de la structure de thiB en 
utilisant la RNase H et la cartographie en ligne au magnésium. Cette première technique utilise 
différentes sondes qui ont permis de définir certaines régions simples et doubles brins de l’ARN, 
permettant d’avoir une image de la structure réelle du riborégulateur. On a également réalisé 
l’expérience de Kswitch pour confirmer le résultat obtenu par RNase H vis-à-vis de l’affinité au 
ligand pour EC83 et EC88 avec la sonde 41. Le résultat de Kswitch obtenue pour EC-83, montre 
que EC-83 possède une affinité très faible pour son ligand ce qui correspond à une confirmation 
des résultats d'Adrien Chauvier. Le riborégulateur thiB transcrit jusqu’à la position 83 ne 
possède pas une structure d’aptamère complète, ce qui le rend pas suffisamment stable pas 
suffisamment stable pour lier son ligand avec une haute affinité. 
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La deuxième technique utilisée est la technique de cartographie en ligne au magnésium au 
niveau de la région P1 de thiB, précisément en utilisant des ARN tronqués allant de la 
position 83 à la position 88. En effet, la cartographie en ligne permet de connaitre l’affinité du 
riborégulateur à son ligand TPP et la concentration de TPP requise pour changer d’une structure 
à une autre. Jusqu’à présent, on a réussi à avoir les résultats des ARN tronqués 84, 86 et 87 qui 
indiquent que l’affinité de thiB pour son ligand augmente lorsque l’ARN est allongé de la 
position 84 à 87. Avec les résultats manquants des ARNs tronqués 83, 85 et 88, notre 
observation sera confirmée et on aura remarqué que la valeur de KD du tronqué 83 est la plus 
élevée parmi tous ce qui explique l’affinité faible à son ligand tel que confirmé au niveau du 
Kswitch de EC-83. 
Finalement, pour l’étude de la structure du riborégulateur thiM on a utilisé  la technique du 
smFRET. En effet, le choix de cette technique est basé sur son importance dans l’étude du 
mécanisme de repliement de l’ARN qui dépend de la cinétique de transcription, alors qu’avec 
les autres méthodes on ne peut pas suivre la cinétique et on aura seulement la structure finale. 
Cette méthode souligne ainsi l’importance du processus de transcription pour étudier la structure 
des riborégulateurs. La première étape de la technique est déjà réalisée, elle consiste à faire la 
transcription fluorescente couplée à des billes. La prochaine étape sera d’étudier la structure 
avec la technique smFRET au niveau des trois pauses. On aura ainsi l’information sur le 
repliement cotranscriptionnel de thiM en absence et présence de TPP. 
Il serait donc intéressant dans le futur d’étudier la structure de thiB et thiM in vivo. En effet, les 
expériences faites in vitro en conditions natives pour se rapprocher le plus possible des 
conditions réelles se déroulant au sein de la bactérie restent insuffisantes pour être certaines 
qu’il présente les conditions dans la bactérie. On peut donc combiner la technique SHAPE avec 
le séquençage (SHAPE-Seq) in vivo pour avoir la structure réelle de l’ARN pleine longueur de 
thiB (Takahashi et al., 2016). De même, n'oublions pas que ces expériences in vivo sont 
principalement réalisées en milieu riche, ce qui ne permet pas de comparer la structure en 
présence et absence de ligand. La situation idéale est de changer les conditions de croissance. 
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Enfin, pour voir l’effet des pauses transcriptionnelles sur la structure du riborégulateur, on peut 
créer des blocages transcriptionnels in vivo (Proshkin et al., 2010) au niveau des pauses déjà 
identifiées in vitro et observer ainsi leur effet dans différentes conditions comme la présence ou 



























Tableau A1 : Amorce radioactivement marquée utilisée pour la technique SHAPE 
Oligonucléotides  
 














    
 
 
  Tableau A2 : Sondes utilisées pour la technique de RNase H 

















Tableau A3 : Séquence d’amorce utilisée pour les différentes constructions 
Les nucléotides en minuscules présentent la séquence du promoteur lacUV5 et 
5Biosg indique la présence de biotine. 
Oligonucléotides Séquences 5'-3' 
       275 AL gggcaccccaggctttacactttatgcttccggctcgtataatgtgtggGTTCTCAAC
GGGGTGCCAC 




2733 AML CAAATCCCTTCGCCGGCG 
 
2890 JFN TCAAATCCCTTCGCCGGC 
 
2891 JFN CTCAAATCCCTTCGCCGGC 
 
3053 JFN CCTCAAATCCCTTCGCCGGC 
 
2440 AC GCCTCAAATCCCTTCGCCGG 
 
1579 JFN /5Biosg/AGGAGCCTCAAATCCCTTCG 
 
















275 AL 2889 JFN 
Tronqué 84 
 
275 AL-2733 AML 
Tronqué 85 
 
275 AL-2890 JFN 
Tronqué 86 
 
275 AL-2891 JFN 
Tronqué 87 
 
275 AL-3053 JFN 
Tronqué 88 
 
275 AL-2440 AC 
Complexe d’élongation 83 275AL-1579 JFN 
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